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Mikrotubuly, které jsou tvořeny polymery α- a β-tubulinu, jsou základní složkou cytoskeletu. 
Oba typy tubulinů vykazují napříč eukaryotickými organismy značnou sekvenční homologii. 
Tubuliny jsou kódovány poměrně rozsáhlými genovými rodinami, obzvláště u mnohobuněč-
ných organismů. Expresí těchto genů vznikají tubulinové izotypy, které mohou vykazovat od-
lišné vlastnosti. Jednotlivé izotypy mohou být dále posttranslačně modifikovány. Mezi nejzná-
mější posttranslační modifikace tubulinu patří acetylace, fosforylace, tyrozinace, polyglutamy-
lace a polyglycylace. Díky kombinaci exprese různých tubulinových izotypů a jejich různých 
posttranslačních modifikací vzniká v buňkách „směs“ heterogenních tubulinů, které mohou vy-
kazovat odlišné vlastnosti a vykonávat různé funkce. Tento jev nazýváme tubulinový kód. Ač-
koliv byla existence tubulinového kódu prokázána u většiny modelových organismů včetně 
rostlin, pochopení přesného významu zabudování různých tubulinu do mikrotubulů je stále 
předmětem výzkumu. Velká část výzkumu tubulinového kódu byla provedena na živočišných 
modelech. Oproti tomu v rostlinách se toho o významu tubulinového kódu ví relativně málo. 
Tato práce shrnuje současné poznatky o výskytu a funkci tubulinových izotypů a jejich post-
translačních modifikací v rostlinách. 
Klíčová slova: tubulin, mikrotubuly, izotypy, posttranslační modifikace, tubulinové genové  





Microtubules, which are made of polymers of α- and β-tubulin, are an integral part of the cy-
toskeleton. Both types of tubulin share a considerable sequential homology across eukaryotic 
organisms. Tubulins are encoded by relatively large gene families. The expression of these ge-
nes produces different tubulin isotypes, some of which may exhibit different properties. Tubulin 
isotypes can be further posttranslationally modified. The best known posttranslational modifi-
cations of tubulin include acetylation, phosphorylation, tyrosination, polyglutamylation and po-
lyglycylation. The tubulin code arises from the combination of expression of different tubulin 
isotypes and their posttranslational modifications. As a consequence, microtubules in cells can 
be composed of a „mixture“ of different tubulins with distinct functions and properties. Even 
though the existence of the tubulin code has been proven in every model organism, plants inc-
luded, the precise understanding of the importance of microtubules being composed of different 
tubulins is still subjected to research. Much of the research on the tubulin code has been carried 
out on animal models. In contrast, relatively little is known about the existence of the tubulin 
code in plants. This theses summarizes current knowledge on the localization and function of 
tubulin isotypes and their posttranslational modifications in plants.  
Key words: tubulin, microtubules, isotypes, posttranslational modifications, tubulin gene fa-
milies, plant cell, tubulin code  






αTAT1 α-Tubulin acetyltransferáza 1 (α-tubulin acetyltransferase)  
ABA   Kyselina abscisová (abscisic acid) 
CDZ  Kortikální zóna dělení (cortical division zone) 
CMTs  Kortikální mikrotubuly (cortical microtubules) 
ELP3   Elongator complex protein 3 
GA  Kyselina giberelová (giberelic acid) 
HDAC6 Histondeacetyláza 6 (histon deacetylase 6) 
MAPs  Proteiny asociované s mikrotubuly (mikrotubule-associated proteins) 
PPB  Preprofázový prstenec (preprophase band) 
PTMs  Posttranslační modifikace (posttranslational modifications) 
SIRT2  NAD+ dependentní deacetyláza sirtuin 2 (silent information regulator 2) 
TBP   Polymorfismus na bázi tubulinu (tubulin-based polymorphism) 
TTL   Tubulintyrozinligáza (Tubulin tyrosine ligase) 
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Mikrotubulární cytoskelet se vyskytuje ve všech eukaryotických buňkách, kde plní ži-
votně důležité funkce. Mikrotubuly tvoří dělící vřeténko, zprostředkovávají vezikulární trans-
port, kotví organely, účastní se signální transdukce a umožňují pohyb cilií, čímž výčet jejich 
schopností zdaleka není u konce. Takto rozličné funkce mohou vykonávat i díky interakci 
s mnoha asociovanými proteiny, tzv. MAPs (microtubule-associated proteins).  
O mikrotubulu se často zjednodušeně mluví jako o polymeru α- a β-tubulinu, ovšem 
skutečnost je komplikovanější. Tubuliny v mnohobuněčných organismech bývají kódovány ně-
kolika geny, jejichž produkty tvoří tzv. izotypy tubulinu. Tím komplexita mikrotubulů nekončí, 
neboť jednotlivé izotypy mohou být dále posttranslačně modifikovány, čímž vznikají různé tu-
bulinové izoformy. Díky tomu mohou být mikrotubuly ve výsledku značně heterogenní.  
Kombinace izotypů a posttranslačních modifikací tvoří tzv. tubulinový kód, který může 
být čten různými proteiny a určovat stabilitu a organizaci mikrotubulů. Za poslední roky se naše 
poznatky o tubulinovém kódu značně rozrostly, přesto ani v nejprozkoumanějších organismech 
nelze zatím přesně vymezit jeho roli. Velká část výzkumu tubulinového kódu probíhala v živo-
čišných modelech. Výsledky této práce byly nedávno shrnuty ve dvou kvalitních rešerších 
(Janke a Magiera, 2020; Roll-Mecak, 2019). Oproti tomu v rostlinách je toho o tubulinovém 
kódu známo mnohem méně. Od posledních velkých rešerší na toto téma (Breviario et al., 2013; 
Parrotta et al., 2014) již uplynulo několik let, během kterých došlo k několika zajímavým obje-
vům.  
Cílem této práce je shrnout dostupnou literaturu o tubulinovém kódu v rostlinách a do-
plnit ji poznatky získanými z jiných organismů. Naopak mým záměrem není shrnout zde 
všechny znalosti o tubulinovém kódu v živočiších, na což by rozsah této práce ani nestačil.   
 
1.1. Struktura mikrotubulu 
 
Mikrotubulus je dutá cylindrická struktura s vnějším průměrem okolo 25 nm. Základ-
ním stavebním blokem mikrotubulů jsou heterodimery α- a  β-tubulinu. Ty se longitudinálně 
skládají do protofilament tak, že dochází k pravidelnému střídání α- a β- podjednotek. Jednot-
livá protofilamenta se dále podélně přikládají k sobě, a nakonec se uzavírají do dutého mikro-
tubulu. Mezi eukaryoty převažují mikrotubuly tvořené z 13 protofilament (Tilney et al., 1973).  
Ze způsobu, jakým je mikrotubulus tvořen, vyplývá existence přirozené polarity. Konec, 
na kterém se nachází α-tubulin je nazýván minus-konec. Druhý, tzv. plus-konec, je zakončen 
podjednotkami β-tubulinu. In vitro mají oba konce schopnost růst. In vivo však polymerizuje 
převážně plus-konec, neboť minus-konec bývá kotven a stabilizován dalšími proteiny (shrnuto 
v Akhmanova a Steinmetz, 2019). 




In vitro za vysoké koncentrace tubulinu polymerizují tubulinové podjednotky samo-
volně. V buňce bývá koncentrace tubulinu nižší, tudíž je potřeba nukleačních míst. U živočichů 
za tímto účelem vznikl centrozom, který kotví minus-konce. Cévnaté rostliny, s výjimkou sper-
matid a spermatozoidů, centrozom nemají (Smirnova a Bajer, 1992). Místo toho jsou jejich 
nukleační místa rozptýlena v buňce, například podél plasmatické a jaderné membrány či plas-
tidů (shrnuto v Lee a Liu, 2019). Kromě výše zmíněných nukleačních míst se u rostlin vyskytují 
komplexy schopné nukleovat mikrotubuly i jinde, například podél již existujících mikrotubulů 
(Murata et al., 2005). 
 
1.2. Struktura αβ-tubulinového heterodimeru 
 
α-Tubulin a β-tubulin jsou proteiny s molekulární hmotností okolo 50 kDa, které obsa-
hují přibližně 450 aminokyselin. α- a β- podjednotky tubulinu jsou přibližně z 40 % sekvenčně 
homologní (Krauhs et al., 1981). Jejich sekundární struktura je téměř identická až na několik 
oblastí souvisejících s funkcí (Nogales et al., 1998).  
Struktura αβ-heterodimeru je znázorněna na obrázku 1. Každá podjednotka je tvořena 
jádrem ze dvou beta-skládaných listů obklopených 12 alfa-helixy (Nogales et al., 1998). Roz-
lišujeme tři domény: N-koncovou doménu obsahující GTP-vazebnou oblast, doménu vážící ta-
xol a C-koncovou doménu s variabilní oblastí, která ční na povrch mikrotubulu (Nogales et al., 
1998). C-koncová oblast si zaslouží speciální pozornost, neboť je místem největší variability 
mezi izotypy a také zde probíhají rozličné posttranslační modifikace (shrnuto v Janke a 
Magiera, 2020).  
 
Obrázek 1 - A Krystalická struktura αβ-heterodimeru s navázaným GTP a GDP (červeně) v α- a β-
tubulinu. Oba tubuliny mají podobnou strukturu, kromě neuspořádaných C-konců. B Povrchové vyob-
razení mikrotubulu. Globulární domény tvoří tělo mikrotubulu, zatímco C-konce ční do prostoru. Upra-
veno podle Prassanawar a Panda, 2019. 





C-konce tubulinů mají dva společné rysy. Zaprvé se nacházejí na povrchu mikrotubulu, 
kde se mohou flexibilně pohybovat a ovlivnit vazbu MAPs. Za druhé jsou záporně nabité s pře-
vahou glutamátů mezi kterými jsou rozmístěny především nepolární aminokyseliny (shrnuto    
v Roll-Mecak, 2015). Na tyto glutamáty mohou být posttranslačně připojeny další aminokyse-
liny, které mohou ovlivnit celkový náboj (shrnuto v Roll-Mecak, 2019). Velikost náboje a       
pozice glutamátů se mezi jednotlivými izotypy liší a je možné, že těchto rozdílů může buňka 
využít pro jemnou regulaci mikrotubululárních vlastností. 
Každý monomer váže jednu molekulu GTP. N-místo (non-exchangeable) na α-tubulinu 
váže GTP ireverzibilně. Nachází se na rozhraní mezi podjednotkami a jeho role je pravděpo-
dobně strukturní (Menéndez et al., 1998). β-tubulin obsahuje E-místo (exchangeable), které 
vyčnívá na povrch. Vazba GTP v E místě je reverzibilní a je nezbytná pro zabudování dimeru 
do mikrotubulu (Downing and Nogales, 1998).  
Volný tubulinový dimer s GTP v E-místě zaujímá rovnou konformaci. Po hydrolýze 
GTP dojde k posunu podjednotek vůči sobě do tzv. zakřivené konformace (Nogales et al., 
1998). Pokud je však tubulinový dimer zabudován do mikrotubulu, jeho konformace se po hyd-
rolýze výrazně nezmění, neboť je okolím udržován v původním tvaru (Nogales et al., 1998).  
Jakmile je vliv sousedních podjednotek oslaben, k čemuž dochází při depolymerizaci, dimery 
mohou zaujmout zakřivenou konformaci, což má za následek kroucení a odlupování konců 
protofilament (Obrázek 2). 
 
1.3. Dynamika mikrotubulů 
 
Mikrotubulární cytoskelet podléhá neustálé přestavbě, během níž některé mikrotubuly 
rostou a jiné se rozpadají. Pro tento jev byl zaveden pojem dynamická nestabilita (Mitchison a 
Kirschner, 1984).  Změna z elongace v rapidní depolymerizaci se nazývá katastrofa. Během ní 
Obrázek 2 - A Pro zabudování dimeru do mikrotubulu je nutná výměna GDP za GTP v E-místě. B Při 
polymerizaci jsou do mikrotubulu zabudovávány heterodimery s navázaným GTP. Po zabudování dochází 
stochasticky k jeho hydrolýze. Dokud je na plus-konci čepička z GTP, tak mají mikrotubuly tendenci 
polymerizovat. Naopak mikrotubulus s GDP je nestabilní a rychle depolymerizuje. Upraveno podle 
Alushin et al., 2014. 
 




dochází k rozvolnění spojů mezi protofilamenty. Protofilamenta se začnou odlupovat a z jejich 
konců rychle disociují jednotlivé heterodimery. Tento jev může být za určitých okolností zvrá-
cen. Pak dochází k tzv. záchraně. Depolymerizace se zastaví a opět dochází k růstu. In vivo je 
dynamika významně ovlivněna aktivitou MAPs (shrnuto v Akhmanova a Steinmetz, 2015). 
 
1.4. Mikrotubulární útvary v buněčném cyklu rostlin 
 
Rostlinné mikrotubuly tvoří během buněčného cyklu čtyři rozdílné struktury. Jedná se 
o kortikální mikrotubuly, preprofázový prstenec, dělící vřeténko a fragmoplast (Obrázek 3). 
S výjimkou dělícího vřeténka jsou tyto útvary specifické pouze pro rostliny.  
Kortikální mikrotubuly (CMTs) byli poprvé popsány již v roce 1963 (Ledbetter a Porter, 
1963). Vyskytují se těsně pod povrchem membrány kolmo k hlavní ose růstu. Bylo prokázáno, 
že navádějí pohyb celulózasyntázového komplexu a tím ovlivňují depozici buněčné stěny 
(Paredez et al., 2006). Zároveň jsou schopny zpracovávat signály z okolí a reorganizovat            
se podle vnějších i vnitřních stimulů (shrnuto v Nick, 1998). CMTs se objevují po skončení 
cytokineze a přetrvávají až do G2 fáze.  
Během G2 fáze se kortikální mikrotubuly rozvolňují a začíná se tvořit preprofázový 
prstenec (PPB; Mineyuki, Wick a Gunning, 1988). Ten je složen z mikrotubulů koncentrova-
ných do úzkého pruhu kolem jádra. PPB označuje místo, kde po rozdělení vznikne nová           
buněčná stěna (Mineyuki et al., 1991), tzv. kortikální zónu dělení (CDZ). Ta přetrvává i po 
rozvolnění PPB a po skončení telofáze spolu s fragmoplastem určuje pozici buněčné desky. 
Nedávný výzkum ukazuje, že k vytvoření CDZ dochází i v mutantech postrádajících PPB 
(Schaefer et al., 2017). Oproti nemutovaným rostlinám však mají 2-3,2x větší variabilitu v úhlu 
Obrázek 3- Schématické znázornění mikrotubulárních struktur během buněčného cyklu rostlin. Ze-
leně jsou znázorněny mikrotubuly, jádro je vyobrazeno modře. A Preprofázový prstenec tvoří tenký 
kruh kolem jádra. B Dělící vřeténko během metafáze. C Fragmoplast vzniká mezi dceřinými jádry 
po skončení karyokineze. D Fragmoplast se centrifugálně rozpíná a je vytlačován buněčnou deskou 
vznikající ve středu buňky. E Po skončení cytokineze se krátce objevují radiální mikrotubuly nukle-
ované z jaderné membrány. F Pro buňku v interfázi jsou typické kortikální mikrotubuly, které jsou 
vůči sobě paralelní a kolmé na směr růstu. Převzato z Wasteneys, 2002. 
 




dělení, což naznačuje, že PPB funguje spíše jako stabilizátor nežli primární determinant CDZ 
(Schaefer et al., 2017). PPB se tvoří pouze v buňkách, které mají buněčnou stěnu, v endospermu 
a gametofytu jeho funkci zastupují radiální mikrotubuly nukleované z jaderné membrány 
(Brown et al., 2002). 
Zatímco se tvoří PPB tak dochází k radiaci mikrotubulů z jaderné membrány. Tyto mi-
krotubuly budou později tvořit dělící vřeténko. Během profáze začne PPB ubývat ve prospěch 
dělícího vřeténka a po rozpadu jaderné membrány zmizí PPB úplně. Dělící vřeténko sice není 
strukturou specifickou pouze pro rostliny, přesto zde najdeme rostlinná specifika. Na rozdíl od 
živočichů, kde jsou mikrotubuly dělícího vřeténka organizovány z centrozomů, mají vyšší rost-
liny rozptýlená centra organizující mikrotubuly (shrnuto v Smirnova a Bajer, 1992). Výjimku 
tvoří spermatidy bezcévných rostlin a spermatozoidy jinanů a cykasů (Hackenberg a Twell, 
2019).  
Během telofáze se v místě bývalého PPB tvoří fragmoplast. Jedná se o útvar z mikrotu-
bulů, aktinových filament a membrán, s nímž je asociováno množství proteinů. Tyto proteiny 
jednak stabilizují mikrotubuly, dopravují váčky a směřují další proteiny do CDZ a dále mají 
regulační funkci (shrnuto v Buschmann a Müller, 2019). Hlavní rolí fragmoplastu je kontrola 
tvorby buněčné desky. Ta se z centra centrifugálně rozpíná k okrajům až nakonec splyne s bu-
něčnou stěnou. Tento způsob cytokineze se zásadně liší od živočichů, u kterých je cytokineze 
dokončena zaškrcením pomocí aktinomyosinového komplexu.   
Ke konci cytokineze lze krátce pozorovat strukturu mikrotubulů, které vyrůstají nejprve 
z oblasti pólů vřeténka a následně z nově vytvořené jaderné obálky. Jedná se o síť radiálních 
mikrotubulů, které představují přechodný stav mezi koncem karyokineze a znovuobnovením 
interfázních kortikálních mikrotubulů (Wick, 1985). Pravděpodobně se jedná o evolučně pů-
vodní strukturu, jelikož se nachází i u rostlinných buněk, které netvoří PPB a rovinu dělení          
u nich určují radiální mikrotubuly (shrnuto v Livanos a Müller, 2019).  
 
 
2. Izotypy tubulinu 
 
Většina mnohobuněčných organismů ve svém genomu kóduje několik genů pro α- i β-tu-
bulin, které často tvoří produkty s odlišným aminokyselinovým složením. Tyto proteiny byly 
nazvány tubulinové izotypy. Některé organismy včetně rostlin, například len setý (Linum usi-
tatissivum) ale i huseníček rolní (Arabidopsis thaliana), kódují více genů pro identický produkt 
(Gavazzi et al., 2017; Kopczak et al., 1992). Produkty těchto genů v této práci počítám jako 
jediný izotyp. Přesto i přes stejné aminokyselinové složení mohou mít tyto proteiny odlišný 
způsob regulace, čímž také mohou přispívat do tvorby tubulinového kódu. 
Jednotlivé tubulinové izotypy jsou napříč organismy silně konzervovány. Navíc jsou si izo-
typy ze stejných tříd často podobnější i mezi málo příbuznými druhy než jednotlivé izotypy 




tubulinu z různých tříd v rámci jednoho organismu (Fosket a Morejohn, 1992). Obecně bývají 
tubulinové izotypy odlišně regulovány. Některé z izotypů jsou exprimovány konstitutivně, za-
tímco jiné se vyskytují pouze v některém orgánu či vývojovém stádiu (Dixon et al., 1994; 
Gavazzi et al., 2017; Oakley et al., 2007; Sullivan, 1988).  
Toho, že jsou geny pro tubulin tak početné a přitom relativně konzervované, bylo využito 
v metodě „tubulin-based polymorphism“ (TBP). Ta využívá toho, že jednotlivé organismy         
se liší v délce intronů β-tubulinu při zachování konzervovaného rozhraní exon-intron. Díky 
tomu dokáže určit druhové složení vzorku bez nutnosti sekvenace (Morello et al., 2019). TBP 
lze dobře použít i pro živočišné vzorky, ale nejlepší rozlišení má u rostlin, kde lze v některých 
případech od sebe odlišit i jednotlivé kultivary (Morello et al., 2019). Tato metoda tak předsta-
vuje alternativu ke klasickým sekvenačním technikám s potenciálem pro mnoho využití, napří-
klad při kontrole druhového složení potravin.  
 
2.1. Tubulinové izotypy v rostlinách 
 
Rostlinné a živočišné tubuliny jsou přibližně ze 79 % homologní (Silflow et al., 1987). 
Přesto jsou si rostlinné tubuliny podobnější s tubuliny řas a prvoků než s živočišnými tubuliny 
(Morejohn a Fosket, 1986). V rostlinné říši existuje oproti živočichům větší variabilita v počtu 
izotypů tubulinu. 
Nejmenší variabilita tubulinových izotypů je v rostlinné říši pozorována u řas. Chlamyd-
omonas reinhardtii tvoří pouze dva téměř identické izotypy α-tubulinu a jeden β-tubulin 
(Silflow et al., 1985; Youngblom et al., 1984). Volvox carteri vytváří pouze jeden izotyp α-        
a β-tubulinu, každý kódován dvěma geny silně homologickými s tubuliny z Ch. reinhardtii 
(Harper a Mages, 1988; Mages et al., 1988, 1995). U mechorostů již došlo k několikanásobné 
genové duplikaci. Čepenka odstálá (Physcomitrella patens) kóduje 6 genů pro β-tubulin, které 
jsou si sice značně podobné, včetně C-konců, ale už se některé z nich liší místem své exprese 
(Jost et al., 2004). V krytosemenných rostlinách se rozpětí α-tubulinových izotypů pohybuje od 
4 v huseníčku po 12 v bavlníku chlupatém (Gossypium hirsutum; Breviario et al., 2013; 
Kopczak et al., 1992). β-tubulinová rodina je ještě obsáhlejší s rozsahem od 8 izotypů v rýži 
seté (Oryza sativa) po 20 izotypů v topolu osikovém (Populus tremuloides; Oakley et al., 2007; 
Yoshikawa et al., 2003). Pro srovnání, lidský genom kóduje 9 genů pro α- a 9 pro β-tubulin 
(Tubulins | HUGO Gene Nomenclature Committee, stav k 25.4.2020). 
Rostlinné α-tubuliny se dělí do dvou tříd (Obrázek 4). Třída I obsahuje izotypy, které 
mají podobnou sekvenci a jsou exprimovány především ve vegetativních orgánech (shrnuto v 
Radchuk, 2009). Tubuliny z této třídy nejčastěji obsahují tři introny, jejichž pozice se mezi 
jednotlivými izotypy liší. Hned v modelovém organismu huseníčku se najdou výjimky, neboť 
AtTUA6 si zachoval pouze první intron a AtTUA4 obsahuje dva (Kopczak et al., 1992). Třída 
II se skládá z více diverzifikovaných tubulinů, které mají 4 introny na konzervovaných pozicích 




(shrnuto v Radchuk, 2009). V této třídě se často nachází izotypy specificky exprimované v pylu 
(Carpenter et al., 1992; Oakley et al., 2007; Yoshikawa et al., 2003). 
β-tubuliny se dělí do čtyř tříd (Obrázek 5; Breviario et al., 2013). Většina β-tubulinů má 
dva introny v konzervovaných pozicích. Výjimku tvoří některé jednoděložné, které si zacho-
valy pouze první intron a dále skupina genů včetně AtTUB6 a OsTUB4, které mají třetí intron 
v 5’ nepřekládané oblasti (shrnuto v Radchuk, 2009). 
Ve všech rostlinných třídách α- i β-tubulinů se nachází zástupci jednoděložných i dvou-
děložných rostlin, což značí, že k diverzifikaci tubulinů došlo ještě před oddělením těchto dvou 
tříd (Ludueña, 1998). Jelikož však geny z čepenky tvoří skupinu oddělenou od ostatních, prav-
děpodobně k této diverzifikaci došlo až po rozdělení cévnatých rostlin a mechorostů (Jost et al., 
2004). 
U  rostlin i živočichů se často liší exprese tubulinů mezi vegetativními a generativními 
orgány (shrnuto v Sullivan, 1988). V rostlinných vegetativních pletivech bývá exprimováno 
větší množství izotypů, jejichž funkce se pravděpodobně překrývají (Kopczak et al., 1992; 
 
Obrázek 4 – Minimální nezakořeněný evoluční strom pro α-tubuliny vybraných dvouděložných a 
jednoděložných rostlin. AtTua1-6 - Arabidopsis thaliana (zvýrazěno červeně), GhyTua1-12 – Ghossipium 
hirsutum, HvuTua1-5 – Hordeum vulgare (ječmen setý), OsaTua1-4 – Oryza sativa (zvýrazněno modře), 
PtrTua1-8 – Populus tremuloides, ZmaTua1-6 – Zea mays (kukuřice setá). Upraveno podle Breviario et 
al., 2013. 
 




Oakley et al., 2007; Snustad et al., 1992). Částečně se liší kompozice tubulinů v dělivých              
a diferencovaných pletivech (Parrotta et al., 2010; Schröder et al., 2001). 
V několika rostlinách byly objeveny izotypy asociované s tvorbou sekundární buněčné 
stěny (Oakley et al., 2007; Spokevicius et al., 2007; Whittaker a Triplett, 1999). V blahovičníku 
(Eucalyptus grandis) bylo přímo prokázáno, že EgrTUB1 při nadměrné expresi ovlivňuje ori-
entaci celulózových mikrofibril (Spokevicius et al., 2007). Depozice sekundární buněčné stěny, 
na jejíž tvorbě se podílí kortikální mikrotubuly, je charakteristická pro xylém. V souladu s tím 
bylo vypozorováno, že diferencující se xylémová vlákna mají odlišné izotypové složení (Chu 
et al., 1998; Oakley et al., 2007; Spokevicius et al., 2007; Yoshimura et al., 1996). Velká po-
zornost byla pro hospodářský význam věnována vláknitým trichomům bavlníku. Jedná se o 
druhotně tloustnoucí trichomy, které během vývoje exprimují specifický set izotypů (Dixon et 
al., 1994; Li et al., 2002; Whittaker a Triplett, 1999). Za zmínku stojí, že čtyři β-izotypy bavl-
níku mají 2-4 nukleotidovou inzerci na pozici 39, v těsné blízkosti acetylovatelného K40. Tyto 
izotypy nebyly schopné komplementovat kmen kvasinky pivní (S. cerevisiae) deficientní v β-
tubulinu, což naznačuje, že by mohly mít specifické vlastnosti (He et al., 2008).  
Stejně jako v živočiších (Kemphues et al., 1979; Lewis a Cowan, 1988) i v rostlinách 
obvykle samčí orgány obsahují specifický set tubulinových izotypů, které se v jiných 
 
 Obrázek 5 - Minimální nezakořeněný evoluční strom pro β-tubuliny vybraných dvouděložných a jednodě-
ložných rostlin.  AtTub1-9 – Arabidopsis thaliana  (zvýrazěno červeně), GhyTua1-20 – Ghossipium hirsu-
tum, HvuTua1-7 – Hordeum vulgare, OsaTua1-8 – Oryza sativa (zvýrazněno modře), PtrTua1-20 – Popu-
lus tremuloides, ZmaTua1-8 – Zea mays. Upraveno podle Breviario et al., 2013. 
 




buněčných typech nevyskytují vůbec nebo jen v malé míře. Z rostlinných izotypů se jedná na-
příklad o AtTUA1 a AtTUB9 v huseníčku (Carpenter et al., 1992; Cheng et al., 2001), OsTUB8 
v rýži (Yoshikawa et al., 2003), nebo PwTUA1 ve smrku (Picea wilsonii; Yu et al., 2009). 
PwTUA1 při umělé expresi v huseníčku zvyšuje klíčivost pylu a způsobuje rychlejší růst pylové 
láčky (Yu et al., 2009). Jeden z nejodlišnějších rostlinných α-tubulinů se nachází pouze ve zra-
lém pylu čeledi hvězdicovitých (Asteraceae). Podle strukturního modelu tento tubulin po zabu-
dování do mikrotubulu oslabuje interakce mezi protofilamenty a destabilizuje mikrotubuly 
(Evrard et al., 2002). Zda k této destabilizaci opravdu dochází in vivo zatím nebylo prokázáno. 
Tato destabilizující tendence by mohla být pro rostlinu přínosná, neboť v dehydratovaném pylu 
jsou mikrotubuly depolymerizovány (shrnuto v Pierson a Cresti, 1992). Zda by takovýto efekt 
mohly mít i další izotypy specifické pro pyl, zatím nebylo prozkoumáno.  
Transkripce tubulinu je ovlivněna fytohormony (Mendu a Silflow, 1993; Yoshimura et 
al., 1996). He et al. prokázali, že jednotlivé izotypy β-tubulinu z vyvíjejících se vláken bavlníku 
reagují různým způsobem na brassinosteroidy, ethylen, gibereliny (GA) a kyselinu lignocero-
vou (2008). Každý z izotypů reagoval pouze na některé z těchto fytohormonů. Podobně při pů-
sobení GA začaly být silněji exprimovány jen některé β-tubulinové izotypy rýže (Yoshikawa 
et al., 2003). Ve stejné studii naopak působení kys. abcisové (ABA) snížilo transkripci všech 
izotypů. Auxin na transkripci tubulinu nemá sám o sobě vliv, ale do jisté míry dokáže zvrátit 
působení ABA (Gianì et al., 1998). 
Exprese tubulinů reaguje na světlo. Po ozáření etiolovaných hypokotylů dochází ke sní-
žení exprese všech β-tubulinů huseníčku. Největší rozdíl v expresi byl pozorován u AtTUB1, 
přičemž tento proces zahrnoval aktivaci receptorů červeného světla PhyA a PhyB (Leu Wei-
Ming et al., 1995). Zajímavé je, že AtTUB1 se vyskytuje především v kořeni a etiolovaných 
hypokotylech, tudíž je možné, že by mohl být spojen s dlouživým růstem ve tmě (Leu Wei-
Ming et al., 1995). Podobně je světlem regulována transkripce divergentního izotypu sóji lušti-
naté (Glycine max), který se též vyskytuje převážně v etiolovaném hypokotylu (Han et al., 
1991). Kromě AtTUB1 byl s dlouživým růstem korelován také β-tubulin z vláknitých tricho-
mech bavlníku (Ji et al., 2002). Zatím však neexistují přímé důkazy, že by exprese určitého 
izotypu v etiolovaných hypokotylech nebo jiných orgánech svými vlastnostmi významně při-
spívala rychlému růstu.  
Detailněji byl zkoumán vliv tubulinových izotypů při chladové aklimaci. V kořenech 
zimního kultivaru žita setého (Secale cereale) byla po 2-4 denní chladové aklimaci v 4°C po-
zorována odlišná transkripce izotypů než u kontrolních rostlin pěstovaných v 22°C (Kerr a 
Carter, 1990a). V této studii však nebylo vyšetřeno, do jaké míry se jedná o expresi různých 
genů, a do jaké jde o změnu posttranslačních modifikací. K podobným závěrům došla i studie 
zkoumající aklimaci na listech huseníčku s tím rozdílem, že zatímco v žitu se více lišila tran-
skripce α-tubulinu, v huseníčku bylo při aklimaci více pozměněno složení β-tubulinů (Chu et 
al., 1993). Během chladové aklimace nejprve dochází ke krátkodobé depolymerizaci mikrotu-
bulů a následně k polymerizaci mikrotubulů odolnějších vůči mrazu (Kerr a Carter, 1990b). 




V experimentu se třemi kultivary pšenice seté (Triticum aestivum) bylo zjištěno, že úspěšnost 
aklimace je určena rychlostí a mírou krátkodobé depolymerizace (Abdrakhamanova et al., 
2003). Čím rychleji a důkladněji dokázal kultivar depolymerizovat mikrotubuly, tím byl 
odolnější vůči působení mrazu. V témže experimentu byla během aklimace pozorována snížená 
exprese určitých izotypů u dvou zimních kultivarů, zatímco u senzitivního kultivaru zůstala 
exprese těchto izotypů nezměněna. Během aklimace také vzrostl podíl tyrozinovaného 
tubulinu, který je spojován s dynamickými mikrotubuly (Abdrakhamanova et al., 2003; 
Schneider et al., 2015).  
V souhrnu lze říct, že rostliny disponují poměrně velikou sadou tubulinových izotypů, 
které by teoreticky mohly být využity pro různé účely. Exprese jednotlivých izotypů je regulo-
vána vnitřními i vnějšími signály. Za povšimnutí stojí, že děje specifické pro rostliny, např. 
sekundární tloustnutí, vývoj vodivých pletiv nebo růst pylové láčky, jsou doprovázeny expresí 
odlišných izotypů. Zda-li jednotlivé izotypy dodávají mikrotubulům specifické funkce, však 
zatím není u rostlin známo. 
 
2.2. Funkční specifita tubulinových izotypů 
 
O tom, zda jsou jednotlivé izotypy strukturně přizpůsobeny k tomu plnit odlišné funkce, 
či zda za udržením početných tubulinových rodin stojí pouze jejich odlišná regulace, se vede 
polemika prakticky od doby jejich objevu (Raff, 1984).  
Již v 80. letech byl proveden pokus s chimérickými tubuliny, které byly složeny z glo-
bulární domény β2 tubulinu kuřete a C-koncové domény β-tubulinu z kvasinky. Tyto tubuliny 
byly následně transfektovány do myší buněčné kultury. Po transfekci se zabudovávaly do růz-
ných mikrotubulárních struktur se stejnou účinností jako endogenní tubuliny, což značí velkou 
plasticitu mikrotubulárního cytoskeletu (Bond et al., 1986). Stejnou výzkumnou skupinou byl 
proveden další experiment, v němž kvasinková sekvence zasahovala větší měrou do N-koncové 
části. Tyto chimérické tubuliny se zabudovávaly do mikrotubulů s daleko nižší účinností a také 
byly rychleji degradovány (Fridovich-Keil et al., 1987). Ukázalo se, že plasticita mikrotubulů 
není neomezená.  
Jelikož se od sebe některé izotypy liší i v pozicích, které se účastní inter nebo intradi-
merových kontaktů, předpokládalo se, že by mohly mít rozdílný vliv na mikrotubulární dyna-
miku. Dlouhou dobu to nebylo možné experimentálně ověřit, neboť výzkum dynamiky probíhal 
hlavně na tubulinu ze savčího mozku, který je obohacen o množství tubulinových izotypů            
a posttranslačních modifikací. V poslední době se podařilo purifikovat rekombinantní tubulin, 
čímž vznikla možnost pozorovat mikrotubuly s konkrétním izotypovým složením. Z těchto vý-
zkumů vyplynulo, že mikrotubuly složené z různých izotypů doopravdy mají  in vitro odlišnou 
dynamiku (Honda et al., 2017; Vemu et al., 2017). Také se zjistilo, že jednotlivé izotypy spolu 
mohou polymerizovat do jednoho mikrotubulu (Pamula et al., 2016; Vemu et al., 2017). Kromě 
dynamiky navíc izotypové složení může ovlivnit i počet protofilament v mikrotubulu (Raff et 




al., 1997; Ti et al., 2018). Dále byl proveden experiment s lidskými rekombinantními tubuliny, 
které se skládaly ze strukturovaného globulárního jádra jednoho izotypu a C-konce jiného. Tyto 
tubuliny vykazovaly stejnou dynamiku jako izotyp, ze kterého pocházelo jádro (Pamula et al., 
2016). Tak byl potvrzen již dříve pozorovaný vliv strukturovaného jádra tubulinu na vlastnosti 
mikrotubulu (Fridovich-Keil et al., 1987). Vliv C-konců přesto nelze úplně zanedbat, neboť 
mohou být dále různě posttranslačně modifikovány a i díky tomu různě silně vázat MAPs 
(shrnuto v Janke a Magiera, 2020). 
Nejnázornější příklad funkční specifity tubulinových izotypů pochází z háďátka obec-
ného (Coenorhabditis elegans), které disponuje specifickými izotypy pro tvorbu senzorických 
cilií. Jedním z těchto genů je α6, jehož  ztráta funkce vede ke změnám mikrotubulární struktury 
a defektům v transportu (Silva et al., 2017). α6 je zajímavý tím, že na C-konci obsahuje pozi-
tivně nabité aminokyseliny, a naopak neobsahuje glutamát, tudíž nemůže být glutamylován. 
Tím potencionálně chrání cilie před nadměrnou glutamylací (Silva et al., 2017), jejíž význam 
bude popsán v další kapitole. 
Podobný příklad najdeme u octomilky obecné (Drosophila melanogaster). Záměna βII 
za βIII ve varlatech vede k samčí sterilitě a defektům v tvorbě některých mikrotubulárních 
útvarů během spermatogeneze (Hoyle a Raff, 1990). βII je izotyp specifický pro varlata, za-
tímco βIII se sice také vyskytuje ve varlatech, ale v jiném buněčném kontextu. Stejně tak mají 
v octomilce specializovanou funkci α-tubuliny. Umlčení, ale též nadměrná exprese, divergent-
ního izotypu αTUB67C, vede k defektům dělení během oogeneze a raného embryonálního vý-
voje (Matthews et al., 1993). 
Z obratlovčích β-tubulinů se nejvíce odlišuje třída βVI (shrnuto v Ludueña, 2013). Vy-
skytuje se především v hematopoetických buňkách (Leandro-García et al., 2010). Tento izotyp 
se odlišuje tím, že nejspíš preferenčně tvoří zahnuté mikrotubuly. Při umělé expresi βVI v tká-
ňové kultuře tento izotyp brání tvorbě funkčního dělícího vřeténka a zdárnému průběhu cytoki-
neze (Yang et al., 2011). Když je naopak βVI umlčen ve svém přirozeném kontextu krevních 
destiček, tak tyto destičky ztrácí svůj typicky eliptický tvar (Schwer et al., 2001).  
Zatím jediný experiment prokazující funkční specializaci tubulinových izotypů v rostli-
nách byl proveden na izotypu OsTUB8 rýže seté. OsTUB8 je v malé míře exprimován ve více 
pletivech, ale relativně hojný je v cévních svazcích prašníků (Yang et al., 2007). Při jeho uml-
čení dorůstaly mutované rostliny jen 20-60 % původní výšky a produkovaly jen 15-30 % z při-
rozeného množství pylu (Yang et al., 2007). Je tedy možné, že tento, byť minoritní, izotyp         
by mohl být potřeba pro správnou tvorbu vodivých pletiv. 
Zajímavé je, že v rostlinách i živočiších pochází většina zmínek o funkční specifitě izo-
typů z výzkumu na živých organismech, zatímco opačné závěry plynou z experimentů na bu-
něčných kulturách (Hussey et al., 1987; Lewis et al., 1987). Zdá se, že jednotlivé izotypy při-
spívají k udržení homeostázy, což se nemusí hned projevit v krátkodobých studiích, zato 
v dlouhodobém měřítku života mnohobuněčných organismů může nerovnováha vyústit v pato-
fyziologický stav (Janke a Magiera, 2020). 




3. Posttranslační modifikace  
 
Posttranslační modifikace (PTMs) představují efektivní způsob, jak rychle změnit vlast-
nosti již syntetizovaného proteinu. Tubulin je předmětem řady takovýchto modifikací (Obrázek 
6). Mezi ty lépe charakterizované patří acetylace, fosforylace, tyrozinace, glutamylace a glycy-
lace (viz dílčí podkapitoly). Tubulin může dále podstoupit nitrotyrozinaci (Jaffrey et al., 2001), 
methylaci, palmitoylaci, polyaminaci a ubiquitinylaci (shrnuto v Janke a Magiera, 2020). Vět-
šina z těchto modifikací byla pozorována pouze v živočiších a jejich funkční význam nebyl 
důkladněji objasněn. V rostlinném tubulinu byly z těchto modifikací identifikovány methylace, 
nitrotyrozinace a polyaminace (Blume et al., 2013; Del Duca et al., 1997; Plett et al., 2017).  
 V posledních letech bylo v živočiších objeveno mnoho enzymů, které posttranslačně 
modifikujích tubulin. Tyto enzymy se staly mocným nástrojem studia tubulinového kódu a při-
nesly řadu poznatků, které shrnuji níže. V rostlinách zatím většina těchto enzymů není známa. 
Tím je studium vlivu tubulinových PTMs značně ztíženo. Navíc většina informací o lokalizaci 
a vlivu PTMs tubulinu v rostlinách pochází ze studií pomocí imunologických metod, které mo-
hou být někdy zavádějící.  
V živočiších jsou PTMs tubulinu a jejich vliv na různé životní procesy zkoumány velmi 
intenzivně. Z toho důvodu jsem do této rešerše shrnula pouze zásadnější práce a obecnější jevy. 
 
Obrázek 6 – Nejznámější posttranslační modifikace tubulinu. Upraveno podle Janke a Magiera, 
2020. 
 




Oproti tomu v rostlinách se toho zatím ví daleko méně, proto jsem se snažila zahrnout veškeré 
relevantní studie, které byly na toto téma vydány. I když by se tak z následujících kapitol někdy 
mohlo zdát, že PTMs tubulinu byly zkoumány stejně důkladně v rostlinách i živočiších, opak 
je pravdou.   
 
3.1. Acetylace  
 
V lidském tubulinu bylo proteomickou studií objeveno 10 acetylovaných míst na α- a 9 
na β-tubulinu (Liu et al., 2015). Zde je však nutno podotknout, že většina z nich stále čeká na 
ověření. Nejvíce pozornosti bylo věnováno acetylaci ε-aminoskupiny lysinu 40 v α-tubulinu. 
Tato modifikace je silně konzervována. Nachází se u řas, rostlin, živočichů i protist (Piperno a 
Fuller, 1985). Jedná se o jedinou dosud popsanou PTM, ke které dochází na luminální straně 
mikrotubulu (Nogales et al., 1999). Dále byla zkoumána acetylace K252 β-tubulinu. V tomto 
případě jsou acetylovány volné tubulinové dimery a takto modifikovaný tubulin se v HeLa buň-
kách s nižší účinností zabudovává do mikrotubulu (Chu et al., 2011). K252 je konzervován i 
v rostlinách. V huseníčku je přítomen ve všech 9 izotypech β-tubulinu (Snustad et al., 1992). 
Přesto zatím nebyla acetylace K252 v rostlinách identifikována. 
Acetylace K40 je u živočichů a řas spojována se stabilními mikrotubuly axonem, cen-
triol a basálních tělísek (LeDizet a Piperno, 1986; Orbach a Howard, 2019; Piperno a Fuller, 
1985). Také bazální tělíska a bičíky spermatogenních buněk kapraďorostů jsou silně acetylo-
vány (Hoffman a Vaughn, 1995). Tyto organely se ve většině nahosemenných a v žádných kry-
tosemenných rostlinách nevyskytují, přesto i u nich k acetylaci dochází (Nakagawa et al., 
2013a).  
Od počátku byla acetylace pozorována na stabilních mikrotubulech, ale dlouho nebylo 
jasné, zda jsou stabilní mikrotubuly příčinou či důsledkem acetylace. Nedávný výzkum nazna-
čuje, že acetylace doopravdy dodává mikrotubulům stabilitu, neboť je chrání před mechanic-
kým stárnutím, při kterém dochází ke ztrátě rigidity kvůli opakovanému ohýbání (Portran et al., 
2017; Xu et al., 2017). Molekulární mechanismus účinku acetylace byl objasněn teprve ne-
dávno. K40 se nachází na flexibilní nestrukturované smyčce α-tubulinu (Eshun-Wilson et al., 
2019). Po acetylaci K40 se smyčka stává rigidnější, což oslabuje vzájemný kontakt mezi sou-
sedními protofilamenty. Oslabení spojů usnadňuje vzájemné posouvání protofilament během 
ohybu mikrotubulu, což zvyšuje jeho pružnost (Eshun-Wilson et al., 2019). Okolí K40 je v 
jednotlivých izotypech velmi variabilní a tak může smyčka zaujímat rozličné konformace 
(shrnuto v Janke a Magiera, 2020).  
Enzymy zodpovědné za acetylaci tubulinu byly objeveny relativně nedávno. U živoči-
chů jimi jsou acetyltransferázy αTAT1/MEC-17 a ELP3, obě příbuzné histonacetyltransferá-
zám (Akella et al., 2010; Creppe et al., 2009; Shida et al., 2010). Homology αTAT1/MEC-17 
se nachází u většiny eukaryot, nikoliv však u rostlin (Akella et al., 2010). Na druhou stranu 
rostliny kódují homology ELP3 a také dalších acetyltransferáz, např. NAA10 a KAT2A, které 




by mohly být kandidáty na místo rostlinné tubulinacetyltransferázy (Gardiner, 2019; Tran et 
al., 2012). 
Zdá se, že v živočiších αTAT1 acetyluje pouze tubulin, zatímco ELP3 je více promis-
kuitní (Creppe et al., 2009; Shida et al., 2010). Ovšem i αTAT1 má více funkcí. V savčích 
buňkách dovede nezávisle na své acetyltransferázové aktivitě destabilizovat mikrotubuly a také 
v nich interaguje s doublecortinem (Kalebic et al., 2013a; Kim et al., 2013).  
K acetylaci přednostně dochází uvnitř mikrotubulu, ale slabě může probíhat i na volných 
tubulinových dimerech (L’Hernault a Rosenbaum, 1983; Maruta et al., 1986). Pro vstup αTAT1 
do lumen mikrotubulu existují dvě hypotézy, které se navzájem nevylučují. První navrhuje, že 
enzym proniká do lumen skrz nepravidelnosti v mikrotubulární struktuře (Coombes et al., 
2016). Druhá hypotéza říká, že αTAT1 vniká dovnitř skrz mikrotubulární konce (Coombes et 
al., 2016; Ly et al., 2016). Pro acetylaci tubulinu pomocí ELP3 zatím podobná strukturní data 
nejsou k dispozici. 
Acetylace je reversibilní, tudíž existují tubulindeacetylázy, které acetyl z lysinu odebí-
rají. V živočiších jimi jsou enzymy HDAC6 a SIRT2, oba z rodiny histondeacetyláz  (Hubbert 
et al., 2002; Matsuyama et al., 2002; North et al., 2003). Oba enzymy deacetylují krom tubulinu 
i další substráty, například histony, E3 ubiquitinligázu, chaperon Hsp90 nebo protein kortaktin, 
který interaguje s aktinem (Fusco et al., 2014; Hsu et al., 2016; Kovacs et al., 2005; Zhang et 
al., 2007). Rostlinným homologem HDAC6 je enzym HDAC14, který má in vitro schopnost 
deacetylovat rostlinné i živočišné mikrotubuly (Tran et al., 2012). Krom toho má množství dal-
ších substrátů a obsahuje i plastidovou lokalizační sekvenci (Hartl et al., 2017). Rostliny kódují 
i homology SIRT2 (Gardiner, 2019). Zda tyto homology deacetylují tubulin zatím nebylo pro-
kázáno. 
Na rozdíl od acetylace dochází k deacetylaci preferenčně na volných tubulinových di-
merech (Skultetyova et al., 2017). Přesto není vyloučeno, že HDAC6 proniká i do lumen 
(Miyake et al., 2016). Dále je možné, že HDAC6 vstupuje do mikrotubulu skrz konce, jelikož 
váže EB1 (end-binding 1), což je protein autonomně vážící plus konce mikrotubulů (Zilberman 
et al., 2009).  
U protist není acetylace K40 nezbytná pro přežití (Gaertig et al., 1995; Kozminski et al., 
1993). Ani v případě lidské buněčné kultury nebrání umlčení αTAT1 tvorbě mikrotubululárních 
struktur a průběhu dělení (Shida et al., 2010). Acetylace není pro život nepostradatelná ani 
v případě mnohobuněčných organismů. Myši s umlčenou αTAT1 jsou na první pohled neroz-
lišitelné od wild typu, pouze více trpí úzkostí, mají deformovanou část hipokampu a samci jsou 
méně plodní, pravděpodobně vlivem abnormální morfologie bičíků spermií (Kalebic et al., 
2013b; Kim et al., 2013). U živočichů je acetylace spojena s buněčnou migrací (Castro-Castro 
et al., 2012; Creppe et al., 2009; Montagnac et al., 2013), adhezí (Aguilar et al., 2014), veziku-
lárním transportem (Dompierre et al., 2007), autofagií (Geeraert et al., 2010; Xie et al., 2010), 
mechanorecepcí (Akella et al., 2010; Morley et al., 2016; Shida et al., 2010; Yan et al., 2018) a  
regulací zánětlivé odpovědi (Ishiguro et al., 2014; Wang et al., 2014). Acetylace tubulinu též 




podporuje tvorbu cilií, ale není pro ni nezbytná (Pugacheva et al., 2007; Shida et al., 2010). 
Naopak deacetylace je nutná pro jejich resorpci (Pugacheva et al., 2007). Acetylace dále po-
máhá upřesnit počet protofilament v mikrotubulech senzorických neuronů háďátka obecného, 
které jsou tvořeny z 15 protofilament (Cueva et al., 2012; Topalidou et al., 2012). 
Bylo navrženo, že acetylované mikrotubuly jsou preferenčním substrátem kinesinu-1 
(Reed et al., 2006). Později byl pomocí in vitro experimentu vliv acetylace na afinitu kinesinu-
1 zpochybněn (Kaul et al., 2014). Autoři však nevylučují, že by acetylace v kombinaci s dalšími 
PTMs nebo izotypy přeci jen mohla hrát roli. Dále bylo prokázáno, že mikrotubulární motor 
dynein se jak in vitro, tak v axonemách Ch. reinhardtii, pohybuje rychleji na acetylovaných 
mikrotubulech (Alper et al., 2014). Tento objev z hlediska vyšších rostlin nejspíš nemá velký 
význam, neboť dynein nekódují (Lawrence et al., 2001). Acetylace byla také navržena jako 
jeden z faktorů, které v savčích buňkách činí mikrotubuly labilnější vůči štěpení kataninem 
(Sudo a Baas, 2010). Jelikož se acetylovaný K40 nachází v lumen mikrotubulu, není zatím 
jasné, jakým mechanismem MAPs tuto modifikaci rozpoznávají.  
 
3.1.1. Acetylace v rostlinách 
 
Dle imunochemických studií se v krytosemenných rostlinách nejvíce acetylovaného tu-
bulinu nachází v listech, květech a v menší míře i v dalších orgánech (Giannoutsou et al., 2012; 
Gilmer et al., 1999a; Wang et al., 2004). V kořeni krytosemenných jsou mikrotubuly acetylo-
vány jen u některých druhů (Adamakis et al., 2019; Nakagawa et al., 2013b). Oproti tomu v 
kořeni nahosemenných je acetylovaný tubulin přítomen během celého buněčného cyklu 
(Gilmer et al., 1999a). Acetylační status mikrotubulů se během vývoje rostliny mění (Nakagawa 
et al., 2013b). V krytosemenných je největší podíl acetylovaného tubulinu přítomen hned po 
vyklíčení, tudíž bylo navrženo, že by takto modifikovaný tubulin mohl hrát roli v jejich časném 
vývoji (Nakagawa et al., 2013a, 2013b). Je zajímavé, že acetylace mikrotubulů PPB bývá ko-
relována s výskytem prstence endoplasmatického retikula ve stejné oblasti (Giannoutsou et al., 
2012; Zachariadis et al., 2001). Funkční význam tohoto uspořádání ale zatím není znám. Je 
vhodné zmínit, že z 6 α-izotypů huseníčku obsahují lyzin na pozici 40 pouze TUA2/4 a TUA6, 
zatímco TUA 3/5 mají na jeho místě threonin a TUA1 serin (Kopczak et al., 1992). Huseníček 
tak teoreticky může expresí různých izotypů ovlivnit, jaký podíl mikrotubulů bude acetylova-
telný. 
U živočichů je acetylace tubulinu důležitá pro mnoho procesů (viz výše). Rozklíčovat 
význam acetylace u rostlin je složitější. Rostliny huseníčku, ve kterých byl K40 mutován za 
R40, se na první pohled nijak nelišily od wild typu (Xiong et al., 2013). Zdá se, že u této rostliny 
je lyzin na pozici 40 důležitý převážně pro své strukturní vlastnosti. Jeho výměna za Q40, který 
mimikuje acetyl, vedla ke vzniku trpasličích mutant, jež měly problém s dělením a buněčnou 
expanzí (Xiong et al., 2013). Zajímavé je, že tyto Q40 mutanty měly úplně narušené kortikální 




mikrotubuly v děložních lístcích a hypokotylu, což jsou místa, kde se acetylace přirozeně vy-
skytuje v menší míře  (Nakagawa et al., 2013b; Xiong et al., 2013).  
Význam regulovatelné acetylace u rostlin možná spočívá více v odpovědi na vnější pod-
něty. U dvou zástupců jednoděložných byla míra acetylace mikrotubulů korelována se způso-
bem, jakým reagovaly na bisfenol A (Adamakis et al., 2019). V sóje zase došlo k nárůstu ace-
tylace mikrotubulů po působení kadmia, ovšem jen u některých izotypů (Gzyl et al., 2015). 
K nárůstu acetylace v buňkách kukuřice dochází po působení giberelinů. Tyto mikrotubuly jsou 
pak stabilnější vůči chladu (Huang a Lloyd, 1999). V borovici lesní (Pinus sylvestris) byla ace-
tylace tubulinu ovlivněna siderofory, což jsou molekuly chelatující železo (Mucha et al., 2019). 
V případě, že byly do buněk vpraveny siderofory již s navázaným železem, došlo k nárůstu 
acetylace, v opačném případě byla acetylace tubulinu snížena. Tyto siderofory též podle toho, 
zda vázaly železo, odlišně reorganizovaly mikrotubuly. Acetylace byla dále korelována se sta-
bilitou kortikálních mikrotubulů během působení šestimocného chromu na pět zástupců bobo-
vitých (Fabaceae; Eleftheriou et al., 2016).  
V rostlinách je při působení stresu indukována autofagie. V huseníčku bylo pomocí his-
tochemických metod pozorováno zvýšení podílu acetylovaných mikrotubulů při stresu induku-
jícím autofágii  (Lytvyn et al., 2018; Olenieva et al., 2019).  Během stresu se acetylované mi-
krotubuly objevily i v kořenové špičce, kde se jinak nevyskytují (Lytvyn et al., 2018; Nakagawa 
et al., 2013a). Korelace autofagie a acetylace tubulinu byla již dříve pozorována v živočišných 
buňkách (Geeraert et al., 2010). V živočiších bylo také dokázáno, že acetylované mikrotubuly 
umožňují fúzi autozomů s lysozomy (Xie et al., 2010).  
Acetylace tubulinu může být též využita patogeny jako zbraň proti hostiteli.  Rostlinný 
patogen Pseudomonas syringae (gram-negativní bakterie) produkuje protein HopZ1a z rodiny 
sekretovaných efektorů typu III, který slouží k prolomení rostlinné obrany. Bylo prokázáno, že 
HopZ1a acetyluje tubulin (Lee et al., 2012). Mezi účinky HopZ1a patří narušení kortikálních 
mikrotubulů, zásah do sekretorické dráhy a blokování depozice kalózové zátky. Není však 
jasné, zda jsou tyto účinky důsledkem acetylace tubulinu (Lee et al., 2012). Bakterie Yersinia 
pestis napadající živočichy, produkuje příbuzný protein YopJ, který má též schopnost acetylo-
vat lysin (Mittal et al., 2010). Jeho asociace s tubulinem zatím nebyla prokázána. Podobný jev, 
kdy patogeny ovlivňují acetylační status tubulinu ve prospěch úspěšné infekce, byl pozorován 
u několika lidských virů, např. u HIV (Sabo et al., 2013).  
Acetylace je tedy značně rozšířenou posttransalční modifikací, jež dokáže přímo ovliv-
nit dynamiku mikrotubulů. Acetylace K40 stabilizuje mikrotubuly, zatímco acetylace K252 pů-
sobí opačně. Role acetylace se u rostlin a živočichů mírně liší. V obou systémech ale platí, že i 
když není nepostradatelná, přináší konkurenční výhodu, neboť umožňuje reagovat na vnější 
podmínky. Zároveň však acetylace může být zneužita patogeny ve vlastní prospěch. 
 
 






Tubulin, včetně rostlinného, může být fosforylován na serinu, threoninu nebo tyrozinu 
(shrnuto v Blume, Lloyd a Yemets, 2008). V HeLa buňkách bylo nalezeno 22 fosforylovatel-
ných míst na α-tubulinu a 24 míst na β-tubulinu. To je zatím nejvíce, co bylo zjištěno pro ja-
koukoli tubulinovou modifikaci. Většina z těchto fosforylací má v HeLa buňkách destabilizu-
jící vliv na mikrotubuly (Liu et al., 2015).  
V živočiších již bylo zkoumáno množství fosforylovaných míst (shrnuto v Janke a 
Magiera, 2020). Zde ve zkratce představím dvě z nich. Prvním je fosforylace S172 v β-tubulinu 
pomocí cyklin depenentní kinázy 1 nebo kinázy DYRK1a/MNB (dual-specificity tyrosine 
regulated kinase1a/Minibrain; Fourest-Lieuvin et al., 2006; Ori-McKenney et al., 2016). Takto 
modifikovaný tubulin se v živočišných buňkách s mnohem nižší účinností váže do mikrotubulu 
(Fourest-Lieuvin et al., 2006; Ori-McKenney et al., 2016). Druhým je fosforylace S444 na C-
konci β-tubulinu pomocí kaseinkinázy 2α (CK2α; Sgrò et al., 2016). Tato modifikace se vysky-
tuje pouze v obratlovčích tubulinech třídy βIII, neboť jiné izotypy serin v této pozici nekódují 
(shrnuto v Ludueña, 2013). Na rozdíl od většiny fosforylací má fosforylace S444 stabilizující 
vliv na mikrotubuly a je důležitá pro správný průběh mitózy (Sgrò et al., 2016). Překvapivě 
zatím nejsou v živočiších známy enzymy, které zprostředkovávají defosforylaci. 
 
3.2.1. Fosforylace v rostlinách 
 
I v rostlinných tubulinech bylo objeveno mnoho potenciálně fosforylovatelných míst 
(Durek et al., 2010), byť většina z nich zatím nebyla potvrzena. Tubuliny huseníčku a rýže jsou 
fosforylovány na T349 α-tubulinu pomocí PSH1 (propyzamide-hypersenzitive 1), což je enzym 
s tubulinkinázovou i proteinfosfatázovou aktivitou (Ban et al., 2013; Fujita et al., 2013). Kiná-
zová aktivita je za normálních podmínek potlačena, během osmotického stresu se však kináza 
rychle aktivuje a fosforyluje tubulin (Fujita et al., 2013). T349 se nachází na rozhraní mezi 
sousedními dimery tubulinu a jeho fosforylace významně snižuje efektivitu zabudování takto 
modifikovaného dimeru do mikrotubulu (Ban et al., 2013; Fujita et al., 2013).  
V tabákové buněčné kultuře byla pomocí imunochemických metod identifikována na 
obou tubulinech fosforylace tyrozinu (Blume et al., 2008a). Identita fosforylovaných míst ne-
byla zjištěna. Dle in silico modelu by fosforylace Y262 α-tubulinu a Y107 β-tubulinu mohla 
stabilizovat interakci s kinesinem-8 (Demchuk et al., 2019). Zda jsou tyto aminokyseliny doo-
pravdy modifikovány in vivo zatím není známo.  
Další zmínky o fosforylaci rostlinných tubulinů pochází z in vitro experimentů. Pět kon-
zervovaných míst napříč β-tubulinem může být fosforylováno pomocí enzymu NEK6 (NimA 
related kinase 6), což má opět za následek destabilizaci mikrotubulů (Takatani et al., 2017). 
Jedním z nich je T166, jehož fosforylace byla již dříve uvedena v rostlinné databázi 




fosfoproteinů (Durek et al., 2010). Další fosforylaci tubulinu in vitro (konkrétně na S413 a S420 
β-tubulinu) zprostředkovává CKL6 (casein kinase 1-like 6; Ben-Nissan et al., 2008).  
Po aplikaci inhibitorů proteinkináz a proteinfosfatáz dochází ke změnám orientace mi-
krotubulů a abnormalitám růstu, což podtrhuje význam fosforylace pro správnou funkci mikro-
tubulů (Karpov et al., 2019; Yemets et al., 2008). Tento důkaz je však nepřímý, jelikož v rost-
linách jsou fosforylovány i další proteiny asociované s mikrotubuly (Durek et al., 2010). 
O enzymech defosforylujících rostlinný tubulin (tj. tubulinfosfatázách) se toho zatím 
moc neví. Jedním z nich by mohla být fosfatáza 2A (PP2A) z rodiny serin/threonin fosfatáz 
(Awotunde et al., 2003; Tran et al., 2012). Podjednotka A2 této fosfatázy je schopna vázat 
tubulin deacetylázu HDAC14 (Tran et al., 2012). Dokonce bylo navrženo, že by HDAC14 
mohla navádět PP2A k mikrotubulu (Tran et al., 2012). Nabízí se tak možnost, že deacetylace 
a defosforylace tubulinu jsou v rostlinách navzájem provázány. 
 
3.3. Tyrozinační cyklus 
 
Většina α-tubulinů je kódována s tyrozinem na C-konci. Ten může být enzymaticky 
odstraněn karboxypeptidázou a opět přidán tubulintyrozinligázou (TTL), čímž dochází k tubu-
linovému tyrozinačnímu cyklu. 
TTL má za substrát pouze volné tubulinové dimery. Po polymeraci se konformace tu-
bulinu změní, čímž je zabráněno přístupu TTL (Prota et al., 2013). Naopak k detyrozinaci do-
chází preferenčně v mikrotubulu (Aillaud et al., 2017). Zprostředkovává ji komplex vasohi-
bin/SVBP (small vasohibin-binding protein), který byl původně zkoumán v souvislosti s angi-
ogenezí (Aillaud et al., 2017; Nieuwenhuis et al., 2017). Blízké homology výše uvedených en-
zymů zatím nebyly u rostlin nalezeny (Gardiner, 2019). Rostliny si tedy pro reverzibilní tyro-
zinaci musely vyvinout vlastní enzymatický aparát. 
Pro detyrozinované mikrotubuly v živočiších je charakteristická zvýšená stabilita, za-
tímco dynamické populace mikrotubulů bývají tyrozinované (Webster et al., 1987). Nepřímé 
důkazy rychlejšího obratu tyrozinovaných mikrotubulů byly pozorovány i u rostlin (Jovanović 
et al., 2010; Schneider et al., 2015). In vitro mají živočišné mikrotubuly stejnou dynamiku bez 
ohledu na svůj tyrozinační status (Skoufias a Wilson, 1998). To značí, že tato modifikace pře-
devším ovlivňuje interakci s MAPs. Tyrozinované mikrotubuly slouží v myších embryonálních 
fibroblastech jako lepší substrát pro destabilizující kinesin MCAK (mitotic centromere-
associated kinesin) z rodiny kinesinů-13  (Peris et al., 2009). Oproti tomu na detyrozinovaných 
mikrotubulech je in vitro inhibována aktivita depolymerizujícího motoru KIF2A ze stejné ro-
diny (Peris et al., 2009).  
Tyrozinačního cyklu je také využito pro cílení transportu. Plus-vazebné proteiny s CAP-
Gly doménou (např. CLIP-170 a podjednotka dynein/dynactin komplexu p150 Glued) rozpo-
znávají EEY motiv tyrozinovaného tubulinu (Peris et al., 2006). Rostliny však pravděpodobně 
žádný protein s CAP-Gly doménou nekódují (Bisgrove et al., 2004). Motor KIF5 (izoforma 




kinesinu-1) se in vitro i v savčích buňkách lépe pohybuje po detyrozinovaných mikrotubulech 
(Dunn et al., 2008).  
V mitóze hrají roli oba tyrozinační stavy tubulinu. CENP-E (centromere-associated pro-
tein E), což je motor transportující chromozomy do ekvatoriální roviny, má preferenci pro dety-
rozinované mikrotubuly (Barisic et al., 2015). Naopak transport chromozomů pomocí dy-
nein/dynactin komplexu vyžaduje C-koncový tyrozin, který je rozpoznáván podjednotkou 
p150glued s CAP-Gly doménou (McKenney et al., 2016).  
Tyrozinace tubulinu je u živočichů nezbytná pro život. Myši s umlčenou TTL umírají 
během perinatálního období, pravděpodobně na následky chybné organizace mikrotubulů v 
mozku (Erck et al., 2005). Nedávno bylo objeveno, že v příčně pruhované svalovině je detyro-
zinace důležitá pro interakci mikrotubulů s desminem, což je protein tvořící intermediální fila-
menta (Robison et al., 2016). Krom toho ve svalech detyrozinované mikrotubuly zprostředko-
vávají signalizaci pomocí reaktivních forem kyslíku (Kerr et al., 2015). Dohromady tak míra 
detyrozinace určuje rigiditu myocytů, což při nadměrné detyrozinaci může vést až k mechanic-
kému poškození svalu (Kerr et al., 2015; Robison et al., 2016).  
V některých organismech dochází k enzymatickému odstranění koncového glutamátu 
α-tubulinu za vzniku Δ2-tubulinu nebo Δ3-tubulinu (Aillaud et al., 2016; Paturle-Lafanechère 
et al., 1991). V jednom izotypu β-tubulinu byl stejný motiv nalezen po odstranění 4 koncových 
aminokyselin (Aillaud et al., 2016). Takovéto tubuliny již nemohou být tyrozinovány, jelikož 
vazebné místo TTL nerozpozná jejich sekvenci (Prota et al., 2013). 
 
3.3.1 Tyrozinační cyklus v rostlinách 
 
Všechny známé α-tubulinové izotypy huseníčku, kukuřice i lnu kódují terminální tyro-
zin (Kopczak et al., 1992; Pydiura et al., 2019; Villemur et al., 1992). Oproti tomu pouze 3 z 8 
α-tubulinů vrby korejanky (Salix arbutifolia) a topolu osikového mají jako poslední aminoky-
selinu tyrozin. U zbylých izotypů za tyrozinem následuje buď leucin, methionin, glutamát nebo 
glutamin (Oakley et al., 2007; Rao et al., 2016). Zda mohou být tyto koncové aminokyseliny 
odstraněny a jejich izotypy zahrnuty do tyrozinačního cyklu, zatím není známo.  
V živočiších bývají α-tubuliny zakončeny EEY motivem (shrnuto v Ludueña, 2013). 
Oproti tomu v rostlinných α-tubulinech někdy tyrozinu předchází místo glutamátu aspartát 
(Kopczak et al., 1992; Oakley et al., 2007; Rao et al., 2016; Villemur et al., 1992). Živočišná 
TTL takovéto konce nerozpoznává (Prota et al., 2013). Zda rostliny kódují enzym schopný 
tento motiv detyrozinovat, zůstává záhadou.  
Detyrozinovaný tubulin byl imunochemicky identifikován v několika pletivech kuku-
řice, bavlníku a v buňkách tabáku a hrachu setého (Pisum sativum; Dixon et al., 2000; Duckett 
a Lloyd, 1994; Smertenko et al., 1997; Wang et al., 2004). Naopak nebyl objeven v kořeni a 
pylu kukuřice a v buňkách kořenové špičky cibule (Allium cepa) a borovice montereyské (Pinus 
radiata; Gilmer et al., 1999b; Wang et al., 2004). V purifikovaném tubulinu z buněk huseníčku 




se jej nepodařilo identifikovat ani pomocí hmotnostní spektrometrie (Hotta et al., 2016). Ve 
všech výše zmíněných studiích tvořily detyrozinované tubuliny minoritu, byly-li vůbec nale-
zeny. 
Detyrozinace rostlinných mikrotubulů reaguje na fytohormony. V hrachu  byl jeden izo-
typ detyrozinován po aplikaci giberelinů, což bylo korelováno se sníženou senzitivitou mikro-
tubulů vůči chladu (Duckett a Lloyd, 1994). V koleoptile kukuřice vzrostl po odstranění auxinu 
podíl detyrozinovaného tubulinu a kortikální mikrotubuly změnily orientaci z transverzální na 
longitudinální (Wiesler et al., 2002). Zatímco transverzální orientaci zaujímaly tyrozinované i 
detyrozinované mikrotubuly, longitudinální mikrotubuly byly tvořeny téměř výhradně detyro-
zinovaným tubulinem. Po aplikaci auxinu podíl detyrozinovaného tubulinu opět klesl (Wiesler 
et al., 2002). 
Aplikace partenolidu (seskviterpen z řimbaby obecné, Tanacetum parthenium, sloužící 
jako inhibitor zatím neidentifikované tubulindetyrozinázy) na buňky tabákové kultury vedla k 
inhibici buněčného dělení (Schneider et al., 2015). Při nižších koncentracích působil partenolid 
dezorganizaci kortikálních mikrotubulů spojenou se ztrátou buněčné polarity (Schneider et al., 
2015). Ve stejné studii bylo objeveno, že kinezin KCH z rodiny kinezinů-14 ochotněji váže 
tyrozinované mikrotubuly, což je zatím jediný potvrzený případ preferenční interakce MAPs s 
modifikovaným tubulinem v rostlinách. Jelikož KCH ovlivňuje buněčné dělení a elongaci, ty-
rozinační status mikrotubulů by mohl mít vliv na morfogenezi rostlinných buněk (Schneider et 
al., 2015). In silico 3D modelování komplexu tubulinu a kinezinu-8 naznačilo, že i on se k 
tyrozinovaným mikrotubulům ochotněji váže (Blume et al., 2013). 
Inkorporace nitrotyrozinu (𝑁𝑂2Tyr) měla na buněčné dělení a orientaci mikrotubulů 
podobný vliv jako partenolid (Jovanović et al., 2010). Nitrotyrozin nemůže být enzymaticky 
odstraněn a proto snižuje podíl detyrozinovaného tubulinu (Jovanović et al., 2010). V této studii 
se však nepodařilo jasně prokázat, zda za pozorovaný efekt zodpovídá snížení detyrozinace 
nebo vlastní působení nitrotyrozinu. To, že je zabudování nitrotyrozinu na C-konec tubulinu 
nevratné, bylo navíc zpochybněno jak v rostlinách, tak v živočiších (Bisig et al., 2002; Blume 
et al., 2013). I z toho důvodu bylo navrženo, že by nitrotyrozinace mohla představovat další 
samostatnou posttranslační modifikaci se schopností regulovat vlastnosti tubulinu (Blume et 
al., 2013). 
Δ2-tubulin byl prozatím imunochemicky nalezen pouze v tabákové buněčné kultuře, 
kde se jeho lokalizace podobala detyrozinovanému tubulinu (Smertenko et al., 1997). Jiné dů-
kazy výskytu Δ2-tubulinu v rostlinách zatím nebyly publikovány. 
   
3.4. Polyglutamylace a polyglycylace 
 
(Poly)glutamylací tubulinu se rozumí připojení jednoho či více glutamátů izopeptido-
vou vazbou na glutamátový zbytek C-konce tubulinu (Eddé et al., 1990). Při (poly)glycylaci je 
na glutamát připojen glycin (Redeker et al., 1994). Takto může být modifikováno hned několik 




glutamátových zbytků na α- i β-tubulinu (Redeker et al., 1998; Vinh et al., 1999). U živočichů 
je glutamylace typická pro mikrotubuly dělícího vřeténka, centriol a axonem bičíků a cilií 
(Bobinnec et al., 1998; Fouquet et al., 1994). V savcích je glutamylace nejhojnější v neuronech 
(Wolff et al., 1992). Glycylované mikrotubuly se nachází především v axonemách cilií a bičíků 
(Bré et al., 1996; Mary et al., 1996). 
Oproti dříve zmíněným modifikacím mohou polyglutamylace a polyglycylace tvořit na 
tubulinu různě dlouhé řetězce, čímž mohou zajistit jemnější regulaci, například interakce s 
MAPs (Redeker et al., 1994). Pro ilustraci možné variability lze zmínit, že v prvocích byly 
pozorovány tubuliny, které měly na C-koncích navázány až desítky glutamátových nebo glycy-
lových zbytků, běžněji jsou však řetězce kratší (Schneider et al., 1998; Wall et al., 2016).  
Polyglycylace a polyglutamylace jsou zprostředkovávány velikou rodinou TTLL en-
zymů (tubulin tyrosine ligase-like), jejichž katalytický mechanismus je podobný TTL (Janke et 
al., 2005; Prota et al., 2013). Na rozdíl od TTL mají TTLL preferenci pro polymerizované mi-
krotubuly, jelikož se liší způsob, jakým se vážou na tubulin (Garnham et al., 2015). V savcích 
se nachází 13 členů TTLL rodiny (shrnuto v Yu et al., 2015). Obecně se dělí podle substrátu na 
glutamylázy a glycylázy. Jednotlivé skupiny mohou být dále rozděleny na iniciační enzymy, 
které vytvářejí místa větvení a elongační, které řetězec prodlužují (van Dijk et al., 2007). Jed-
notlivé enzymy se také liší preferencí pro α- či β-tubulin, i když při nadměrné expresi dovedou 
některé modifikovat oba tubuliny (van Dijk et al., 2007; Rogowski et al., 2009). Některé TTLL 
kromě tubulinu modifikují i další proteiny (Van Dijk et al., 2008; Xia et al., 2016; Xiong et al., 
2020).  
Zpětnou deglutamylační či deglycylační reakci zprostředkovávají cytosolické karboxy-
peptidázy CCP-1 až -6 z rodiny metalopeptidáz M14 (Rogowski et al., 2010; Tort et al., 2014). 
I tyto enzymy mohou mít více substrátů (Rogowski et al., 2010; Xia et al., 2016; Ye et al., 
2014). Enzymy z této rodiny též zodpovídají za odstranění koncového glutamátu při vzniku Δ2-
tubulinu (Rogowski et al., 2010). O deglycylačních enzymech se toho ví méně. Zatím byla tato 
aktivita prokázána jen u dvou enzymů z rodiny metalopeptidáz M20C v lamblii střevní (Giar-
dia duodenalis), které deglycylují protein 14-3-3 a možná i tubulin (Lalle et al., 2011). 
Zdá se, že glutamylační a glycylační enzymy spolu kompetují o substrát, pravděpodobně 
protože modifikují stejná místa nebo si stericky brání v přístupu (Wloga et al., 2009). Myši 
s mutovanou glycylázou mají nadměrně glutamylované mikrotubuly, což svědčí pro kompetici 
těchto modifikací (Grau et al., 2017). 
V živočiších bylo prokázáno, že glutamylace i glycylace ovlivňují interakci s MAPs. 
Glutamylované mikrotubuly jsou preferenčním substrátem kataninu a spastinu, což jsou pro-
teiny štěpící mikrotubuly (Lacroix et al., 2010; Shin et al., 2019). In vitro roste aktivita spastinu 
z octomilky pouze do určité úrovně glutamylace, po překročení této hranice má další nárůst 
glutamylace inhibiční efekt (Valenstein a Roll-Mecak, 2016). Afinita spastinu pro mikrotubulus 
však roste nadále, takže nadměrně polyglutamylované mikrotubuly mohou fungovat jako sink 
spastinu a zamezit tak štěpení méně glutamylovaných mikrotubulů ve svém okolí (Valenstein 




a Roll-Mecak, 2016). Podobně stupeň glutamylace ovlivňuje savčí MAPs tau, MAP1A, 
MAP1B a MAP2 (Bonnet et al., 2001; Boucher et al., 1994).  
Glutamylace také reguluje transport díky preferenci některých motorů pro polyglutamy-
lované mikrotubuly. Příkladem takových motorů jsou lidský kinesin-1, kinesin-2 z háďátka a 
savčí kinesin-3 (Lessard et al., 2019; Sirajuddin et al., 2014). 
V živočišných modelech je ztráta nebo umlčení glutamylačních enzymů často spojo-
vána se ztrátou motility cilií nebo jejími poruchami (Bosch Grau et al., 2013; Ikegami et al., 
2010; Konno et al., 2016; Suryavanshi et al., 2010). V nálevníku Tetrahymena thermophila je 
glutamylace také důležitá pro maturaci bazálních tělísek, ze kterých axonemy vyrůstají (Wloga 
et al., 2008). Oproti tomu glycylace má vliv na stabilitu axonem (Bosch Grau et al., 2013; Rocha 
et al., 2014). V případě octomilky po umlčení tubulinglycylázy TTLL3 dochází k téměř úplné 
samčí sterilitě spojené s nestabilními axonemami (Rogowski et al., 2009). V daniu pruhovaném 
(Danio rerio) se funkce glutamylace a glycylace v cilích nejspíš částečně překrývají (Pathak et 
al., 2011).  
 
3.4.1 Polyglutamylace a polyglycylace v rostlinách 
 
Polyglutamylace byla nalezena v axonemách zelených řas Ch. reinhardtii a Sperma-
tozopsis similis (Lechtreck a Geimer, 2000). U Ch. reinhardtii interagují dlouhé polyglutamy-
lované řetězce s vnitřním ramenem dyneinu, což je důležité pro motilitu jejich bičíků (Kubo et 
al., 2010). Interakce glutamylovaných mikrotubulů axonem a vnitřního ramene dyneinu byla 
pozorována také u T. thermophila (Suryavanshi et al., 2010). 
V krytosemenných rostlinách je zmínek o polyglutamylaci poskrovnu. Glutamylovaný 
tubulin byl imunochemicky nalezen v listech kukuřice pomocí protilátky GT335 proti savčímu 
glutamylovanému tubulinu (Wang et al., 2004). Protilátka GT335 také značila α- a β-tubulin v 
tabákové kultuře VBI-0 (Smertenko et al., 1997). Ta samá protilátka ovšem v jiné buněčné linii 
tabáku (BY-2) s tubulinem nereagovala (Hotta et al., 2016). Glutamylovaný tubulin nebyl na-
lezen ani v buněčné kultuře huseníčku, a to ani za použití hmotnostní spektrometrie (Hotta et 
al., 2016). Glycylace nebyla u rostlin identifikována vůbec. 
Vyšší rostliny nekódují TTLL ani CCP enzymy s výjimkou homologů TTLL12 
(Gardiner, 2019). Rodina TTLL12 představuje atypickou, málo charakterizovanou skupinu, 
která nevykazuje glutamylační, glycylační ani tyrozinační aktivitu (Brants et al., 2012; 
Garnham a Roll-Mecak, 2012; Rogowski et al., 2009). Místo toho bylo navrženo, že figuruje 
v neenzymatické regulaci posttranslačních modifikací (Brants et al., 2012). 
Je nápadné, že polyglutamylace a polyglycylace jsou důležité v obrvených a bičíkatých 
organismech. V rostlinách se bičíky naposledy vyskytují v spermatozoidech cykasů a jinanů 
(shrnuto v Hackenberg a Twell, 2019). Nabízí se tedy, že vyšší rostliny spolu s bičíky ztratily i 
potřebu této posttranslační modifikace. 






V dnešní době je všeobecně uznáváno, že tubulinový kód existuje. Lze si těžko předsta-
vit, že by organismy vynakládaly tolik úsilí na syntézu odlišných izotypů a tvorbu posttranslač-
ních modifikací, kdyby z toho pro ně neplynul užitek.  
V živočiších pomalu začínají být složky tubulinového kódu rozklíčovány. Zatím však 
ani v nejprozkoumanějších organismech nemůžeme tvrdit, že známe všechny principy, jakými 
tento kód funguje. Mezi nezodpovězené otázky patří, jak moc se liší modifikace jednotlivých 
izotypů, a zda stejná modifikace v různých izotypech nemůže vést k odlišným výsledkům. Dále 
by bylo zajímavé zjistit, zda různé kombinace modifikací nebo izotypů v jednom mikrotubulu 
mohou zapříčinit vznik nových vlastností, které se nedají vysvětlit pouze aditivním vlivem jed-
notlivých komponent. Nadále také bude důležité zkoumat enzymy, které posttranslační modi-
fikace vytváří a proteiny, které je rozpoznávají. 
V rostlinách je výzkum tubulinového kódu teprve v počátcích, přesto byly za poslední 
roky udělány značné pokroky. U několika rostlinných zástupců již byla charakterizována ex-
prese tubulinových izotypů v jednotlivých orgánech a stádiích vývoje. V rostlinných tubulinech 
bylo také nalezeno téměř celé spektrum posttranslačních modifikací známých z živočichů. Nyní 
bude podstatné zjistit, jaké enzymy rostlinný tubulin modifikují a jaké proteiny s takto modifi-
kovaným tubulinem interagují. První slibný krok v tomto směru byl již vykonán, když byla 
objevena preference kinezinu KCH pro tyrozinovaný tubulin.  
Přes všechny zbývající nejasnosti se zdá, že tubulinový kód zajišťuje jemnou regulaci 
funkce mikrotubulů, převážně ve specializovaných buňkách organismů. Výhoda této regulace 
se často může projevit až během delšího časového období, proto nejspíš není funkce tubulino-
vého kódu tolik zřetelná na úrovni jednobuněčných organismů nebo buněčných kultur. V mno-
hobuněčných organismech, včetně rostlin, má však výzkum tubulinového kódu potencionál 
značně rozšířit naše povědomí o principu fungování mikrotubulárního cytoskeletu. 
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